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Die Differenzierung von /\/7op/?e/es-Zwillingsarten 

(Diptera: Culicidae) 1 


H. Kämpen 


Abstract: The differentiation of Anopheles sibling species (Diptera: Culicidae). — Despite the lack of morpho- 
logical differences sibling species may have their own characteristic behaviour, ecologies and vector competences. In 
particular, malaria vectors are quite often members of species complexes along with non-vector species. Indeed, the 
genus Anopheles first drew attention to the existence of sibling species due to the phenomenon of ‘anophelism with- 
out malaria’. Therefore, a correct species Identification is essential for vector control. For decades, it has been worked 
on the development of methods that were meant to render the differentiation of vectors from their non-vector sib- 
ling species safer, faster and less laborious. In this review, the most important approaches to the identification of 
Anopheles sibling species are presented, beginning with classical cross breeding experiments via ’cytotaxonomy’ and 
‘zymotaxonomy’, that have been the Standard methods for a long time, up to modern molecular biology techniques. 
Owing to their historical relevance for the scientific research on sibling species and their importance for malaria in 
Europe and Africa, the An. maculipennis and the An. gambiae complexes receive particular attention. 
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1 Artenkomplexe und Zwillingsarten 

Nach der Definition von Mayr (1967) sind biologi¬ 
sche Arten durch eine Reproduktionsbarriere voneinan¬ 
der getrennte Populationen. In Anpassung an die regio¬ 
nalen Besonderheiten bilden solche Populationen häufig 
unterschiedliche morphologische Merkmale aus. Diese 
sind aber nicht immer ausreichend, um eine Art zu defi¬ 
nieren, vor allem, wenn es sich um eher graduelle Varia¬ 
tionen handelt als um diskrete Unterschiede. 

Sehr nah verwandte Arten, die zwar reproduktiv von¬ 
einander isoliert sind, aber keine oder nur minimale mor¬ 
phologische Unterschiede in bestimmten Entwicklungs¬ 
stadien aufweisen, werden als Zwillingsarten oder krypti¬ 
sche Arten bezeichnet. Der synonyme Terminus ,Ge¬ 
schwisterart' wurde bereits 1930 von RAMME eingeführt, 
wird aber heute nicht mehr verwendet, um Verwechslun¬ 
gen mit dem Begriff .Schwesterart’ zu vermeiden. In der 
angelsächsischen Fachliteratur haben die Zwillingsarten 
als .sibling species’ Eingang gefunden (Mayr 1942). 

Eine Gruppe von Zwillingsarten wird Artenkomplex 
genannt. Trotz ihrer morphologischen Übereinstimmung 
besitzen die verschiedenen Arten eines Komplexes wohl- 
definierte und artspezifische ökologische, physiologische 
und genetische Eigenschaften, die z. B. in ihren Brut¬ 
platzpräferenzen, ihren Verhaltensweisen oder ihren Vek¬ 
torkompetenzen zum Ausdruck kommen (Tab. 1). 

Gerade was die Epidemiologie von Infektionskrank¬ 
heiten, die durch Arthropoden übertragen werden, an¬ 
geht, spielt die Existenz isomorpher Vektorarten eine 
entscheidende Rolle. So hatte man in Europa anfangs des 


20. Jahrhunderts, als noch nichts von Artenkomplexen 
bekannt war, mit einem Phänomen zu tun, das heute als 
„Anophelismus sine malaria“ bezeichnet wird (vgl. Fan- 
TINI 1994). Es beschreibt die Situation, dass autochthone 
Malariaerkrankungen in ganz bestimmten Gebieten, vor¬ 
wiegend in Küstenregionen, auftraten, während der ver¬ 
meintliche Vektor, An. maculipennis, sowohl in malaria¬ 
verseuchten als auch in malariafreien Gebieten vorkam. 
Eingehendere Untersuchungen führten bald zu der Er¬ 
kenntnis, dass deutliche ökologische Unterschiede zwi¬ 
schen den verschiedenen geographischen Populationen 
von An. maculipennis existierten. Nachdem man diesen 
Ökotypen sogar konsistente morphologische Abweichun¬ 
gen in der Ausbildung der Eihülle zuordnen konnte, 
sprach man nunmehr von sieben maculipennis-,Rassen’. 
Kreuzungsexperimente erbrachten später den Beweis, 
dass die Rassen weitgehend reproduktiv voneinander iso¬ 
liert waren und ein Genfluss zwischen ihnen entweder 
stark reduziert oder gar nicht vorhanden war. 

Seit die Existenz von Artenkomplexen bekannt ist, 
wird nach sicheren, schnellen und praktikablen Metho¬ 
den gesucht, um eine Differenzierung von Zwillingsarten 
vornehmen zu können (WHITE 1984). Während sich ei¬ 
nige dieser Techniken in der Routine durchgesetzt haben, 
kamen andere niemals über den Entwicklungszustand 
hinaus. Oft waren sie nicht verlässlich genug, sehr zeit- 
und arbeitsaufwendig, nur auf bestimmte Entwicklungs- 
Stadien anwendbar oder verlangten langjährige Übung 
und Erfahrung. Moderne molekularbiologische Tests sind 

1 Herrn Prof. Dr. Horst Aspock zum 65. Geburtstag gewidmet. 
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mittlerweile effiziente Alternativen, heben sie doch die 
meisten Nachteile der klassischen Identifizierungstech' 
niken auf. 

Das Phänomen der Zwillingsartenbildung ist be¬ 
sonders gut für die Anopheles-Mücken untersucht, die 
weltweit mit ca. 430 Spezies vertreten sind. Etwa 70 von 
ihnen gelten unter natürlichen Bedingungen als Malaria¬ 
überträger, aber nur 40 sind epidemiologisch von Bedeu¬ 
tung (Service & Townson 2002). Viele Malariavekto¬ 
ren sind neben isomorphen Nichtvektoren in Arten¬ 
komplexen versteckt. Wichtige Artenkomplexe mit Ma¬ 
lariavektoren sind in Tabelle 2 aufgelistet. Von ihnen 
sollen im Folgenden der An. macu/ipennis-Komplex (An. 
maculipennis s.l. 2 ) und der An. gambioe-Komplex (An. 
gambiae s.l.) näher vorgestellt werden. 

1.1 Der Anopheles maculipennis-Komplex 

Der An. mocuüpennis-Komplex wurde erstmals 1927 
von van Thiel beschrieben. Nach White (1978) sowie 
Barr & Guptavanij (1988) enthält er neun paläarkti- 
sche und fünf nearktische Zwillingsarten. 

Paläarktische Arten (Eurasien, Nordafrika): An. ma¬ 
culipennis s.str. 3 Meigen 1818, An. sacharovi Favre 1903, 
An. labranchiae Falleroni 1926, An. messeae Falleroni 
1926, An. atroparvus van Thiel 1927, An. melanoon 
Hackett 1934, An. beklemishevi STEGNii &. Kabanova 
1976, An. martinius SHINGAREV 1926, An. sicaulti 
Roubaud 1935. 

Nearktische Arten (Nordamerika): An. occidemalis 
DyaR & Knab 1906, An. aztecus Hoffmann 1936, An. 
freebomi AlTKEN 1939, An. earlei Vargas 1943, An. 
hermsi Barr & Guptavanij 1988. 

Die ersten sieben der neun aufgelisteten paläarkti- 
schen Arten sind in Europa heimisch, die letzten beiden 
in Mittelasien bzw. Nordafrika (JETTEN & TAKKEN 1994)- 
Die größte Verbreitung hat An. messeae, der in ganz Zen¬ 
traleuropa und weiten Teilen der früheren Sowjetunion 
vorkommt. An. maculipennis s.str. und An. atroparvus le¬ 
ben, z. T. sympatrisch, in fast ganz Europa, während An. 

2 s.L = sensu lato (im weiteren Sinne) 

3 s.str. = sensu stricto (im engeren Sinne) 


labranchiae, An. sacharovi und An. melanoon im Wesent¬ 
lichen in den Küstenregionen des Mittelmeerraumes und 
des Schwanen Meeres zu finden sind (COLUZZI 1970). 
Das Verbreitungsgebiet von An. beklemishevi dehnt sich 
von Skandinavien über das östliche Europa bis nach 
Russland aus (Lokki et al. 1979; Stegniy 1982; Jaenson 
et al. 1986). Bei An. martinius und An. sicaulti handelt es 
sich um nichteuropäische Arten, die in Mittelasien bzw. 
Nordwestafrika Vorkommen. Letztere wird nicht unein¬ 
geschränkt als echte Art betrachtet, sondern vielfach nur 
als lokale Variante von An. atroparvus (z. B. DE ZULUETA 
et al. 1983). 

Als zehnte paläarktische Spezies des An. maculipennis- 
Komplexes wird wegen seines besonderen Eiphänotyps 
nicht selten An. subalpinus angeführt. Verschiedenen zyto- 
genetischen Studien zufolge soll es sich aber tatsächlich 
nur um eine alternative Form von An. melanoon handeln 
(WHITE 1978). Nichtsdestoweniger zeigten ClANCHI et al. 
(1987), dass An. subalpinus mit Hilfe von Isoenzymen von 
An. melanoon differenziert werden kann. Neuere DNA- 
Analysen deuten wiederum auf Synonymität mit An. me¬ 
lanoon hin (LlNTON et al. 2002; Kämpen 2004a). 

An. labranchiae und An. sacharovi waren zu Zeiten 
endemischer Malaria in Europa die gefährlichsten Vekto¬ 
ren (Jetten & Takken 1994). Beide Arten zeigen eine 
ausgesprochene Präferenz für humanes Blut, akzeptieren 
aber auch Haus- und Weidetiere als Blutwirte. Noch 
heute spielt An. sacharovi eine bedeutende Rolle bei der 
Übertragung von Plasmodium vivax im asiatischen Teil 
der Türkei (Qaglar & ALTEN 2000). Andere Arten des 
Komplexes wurden ebenfalls als Malariaüberträger be¬ 
schrieben, doch scheint für sie der Mensch nur dann ei¬ 
ne Bedeutung als Blutwirt zu haben, wenn tierische Wir¬ 
te selten und die Mückendichten sehr hoch sind. 

Die nearktischen Arten des An. maculipennis-Kom- 
plexes sind vorwiegend im Westen Nordamerikas hei¬ 
misch und überschneiden sich in ihren Verbreitungsge¬ 
bieten nur wenig (WHITE 1978; Barr 1988). An. earlei 
kommt im Süden Kanadas und im Norden der USA 
transkontinental vom Atlantischen bis zum Pazifischen 
Ozean vor, während die anderen Arten nur westlich der 
Rocky Mountains zu finden sind. An. freebomi besiedelt 


Tab. 1: Wichtige Charakteristika der Zwillingsarten des An. gambiae- Komplexes. 



Verbreitung 

Stechverhalten 

Vektorstatus 
für Plasmodien 

Brutgewässer 

An. gambiae s.str. 

ganz Afrika südl. 
der Sahara 

anthropophag 

+++ 

Süßwasser 

An. arabiensis 

ganz Afrika südl. 
der Sahara 

anthropophag 

+++ 

Süßwasser 

An. quadri- 
annulatus 

Sansibar, Äthiopien, 
Südostafrika 

zoophag 

_ 

Süßwasser 

An. bwambae 

Semliki Valley (Uganda) 

anthropophag 

+ + 

mineralhaltige Quellen 

An. melas 

westafr. Küste 

zoophag+anthropophag 

+ 

Salz-Brackwasser 

An. merus 

ostafr. Küste 

zoophag+anthropophag 

+ 

Salz-Brackwasser 
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mit Ausnahme der unmittelbaren Pazifikküste fast das 
komplette westliche Nordamerika (AlTKEN 1945); An. 
occidentalis dagegen ist nur in Küstengebieten der nord- 
amerikanischen Westküste von der Mitte der Vereinig¬ 
ten Staaten bis hinauf nach Alaska nachzuweisen. An. 
aztecus kommt im Hochland Zentralmexikos vor, und 
An. hermsi, der erst 1987 als eigene Spezies erkannt wur¬ 
de (Barr & Guptavanij 1988), ist bis jetzt nur für Kali¬ 
fornien beschrieben worden (Cope et at. 1988). Als 
Überträger der Malaria gelten An. freebomi und An. 
hermsi. Beide Arten sind zoo- und anthropophag, endo- 
und exophag sowie endo- und exophil (SERVICE 2000). 

Aufgrund kleiner, aber konsistenter morphologischer 
Unterschiede zwischen den nearktischen maculipennis- 
Arten (Pratt 1952; Ausnahme: An. freebomi und An. 
hermsi, vgl. Fritz et al. 1991), ist davon auszugehen, dass 
die Evolution im nordamerikanischen Raum entweder 
schon für einen längeren Zeitraum oder aber schneller auf 
die Mücken gewirkt hat als in der paläarktischen Region. 
Hierfür spricht auch, dass sich die Verbreitungsgebiete der 
einzelnen nearktischen Arten kaum überschneiden 

(Kitzmiller et al. 1967). 

1.2 Der Anopheles t/amfwae-Komplex 

Erst Ende der 1950er Jahre wurde offenbar, dass sich 
auch hinter dem Taxon Anopheles gambiae mehrere iso¬ 
morphe Spezies versteckten (WHITE 1974; SERVICE 
1985). Nach heutigem Kenntnisstand umfasst der An. 
gambioe-Komplex mindestens sechs Zwillingsarten. 

An. gambiae s.str. GlLES 1922 (ehemals Spezies A) 

An. arabiensis Patton 1905 (ehemals Spezies B) 

An. quadriannulatus 

THEOBALD 1911 (ehemals Spezies C) 

An. bwambae White 1985 (ehemals Spezies D) 

An. merus DöNITZ 1902 

An. melas THEOBALD 1903 

Bei An. gambiae s.str. (Abb. 1) und An. arabiensis 
handelt es sich - neben An. funestus - um die wichtig¬ 
sten Malariaüberträger Afrikas (SERVICE 1985). Sie gehö¬ 
ren zu den .Süßwasserarten’ des Komplexes, weil ihre 
Larvalentwicklung in Süßwasser stattfindet. Beide Arten 
kommen weitgehend sympatrisch auf dem ganzen afrika¬ 
nischen Kontinent südlich der Sahara vor, wobei An. 
gambiae s.str. in feuchten Gebieten prädominiert, wäh¬ 
rend An. arabiensis in ariden Zonen relativ häufiger an¬ 
zutreffen ist (White 1974; Gillies & Coetzee 1987). 
Beide Arten sind grundsätzlich stark anthropophil und 
endophil, bieten sich aber andere Säuger als Blutwirte 
an, so äußert An. arabiensis eine verhältnismäßig stärke¬ 
re Tendenz, an Tieren Blut aufzunehmen als An. gambiae 
s.str. Da sich solche Tiere meist außerhalb menschlicher 
Behausungen aufhalten, zeigt An. arabiensis auch ein grö¬ 
ßeres Maß an Exophagie (White 1974)- 

An. quadriannulatus brütet ebenfalls in Süßwasser 
und ist in seiner geographischen Verbreitung auf wenige 


separate Regionen Afrikas beschränkt, die vorwiegend 
um die Hochland-Plateaus des Nordens und des Südens 
zu finden sind und ein gemäßigteres Klima aufweisen: 
Sansibar, Äthiopien und das großräumige Südafrika 
(WHITE 1974). An. quadriannulatus gilt als nahezu rein 
zoophag und spielt daher aus humanmedizinischer Sicht 
eine zu vernachlässigende Rolle (White 1974; GlLLlES & 
Coetzee 1987). 

An. bwambae wurde erst 1972 als selbständige Spezies 
erkannt (Davidson & White 1972; White 1973). Sein 
Vorkommen ist nur für das Semliki Valley im Bwamba 
Distrikt, Uganda, beschrieben, wo er in sehr mineralhal¬ 
tigen Gewässern brütet, die von Thermalquellen gespeist 
werden (WHITE 1985). An. bwambae kann als anthropo¬ 
phil mit endophagen und endophilen Tendenzen be¬ 
trachtet werden und ist lokal im Semliki Forest der 
Hauptmalariavektor (White 1973, 1974). 

Die beiden ,Salz-, oder .Brackwasserarten’ An. merus 
und An. melas kommen ausschließlich in den Küstenre¬ 
gionen Ost- bzw. Westafrikas vor. Sie scheinen sich im 
Laufe der Evolution unabhängig voneinander entwi¬ 
ckelt, aber vergleichbare ökologische Nischen besetzt zu 
haben (GlLLlES & DE Meillon 1968). Beide kommen als 
Überträger der Malaria und anderer Krankheiten in Fra¬ 
ge, insbesondere dann, wenn neben dem Menschen kei¬ 
ne alternativen Blutwirte vorhanden sind. 

Erst vor wenigen Jahren wurde in Äthiopien mögli¬ 
cherweise eine weitere zum An. gambwc-Komplex gehö¬ 
rende Art (An. quadriannulatus Spezies B) identifiziert 
(Hunt et al. 1998). 


2 Kreuzungsexperimente 

Kreuzungs- oder Hybridisierungsexperimente stellen 
die älteste Methode zur Verwandtschaftsanalyse von bio¬ 
logischen Spezies dar. So lieferten Kreuzungsexperimente 
der verschiedenen .Rassen’ von An. macuÜpennis schon 
früh erste Belege dafür, dass es sich bei den unterschiedlich 
gearteten Populationen um echte Spezies handelte (DE 


Artenkomplex 

An. gambiae s.l. 

An. maculipennis s.l. 

An. albitarsis s.l. 

An. nuneztovari s.l. 
An. culicifacies s.l. 

An. dirus s.l. _ 

An. fluviatilis s.l. 

An. minimus s.l. 

An. sinensis s.l. _ 

An. subpictus s.l. 

An. punctulatus s.l. 


Anzahl 

Zwillingsarten 

6 + 


zoogeographische 

Region 

afrotropisch _ 

paläarktisch 

nearktisch _ 

neotropisch/nearktisch 

neotropisch _ 

orientalisch _ 

orientalisch _ 

orientalisch _ 

orientalisch _ 

orientalisch 

orientalisch _ 

australasisch 


Tab. 2: Wichtige Artenkomplexe innerhalb der Gattung Anopheles. 
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Bu K et al. 1954; aiRUVOTl 1937; Bark 1954). Auch 
innerhalb des An gambwe-Komplexes haben Kreuzungs- 
cxpenmente :ur Entdeckung einiger Arten geführt (Da¬ 
vidson & Jackson 1962; Davidson et al. 1964a). 

Bei Jcr Kreuzung von Zwillingsarten werden unter¬ 
schiedliche Grade an Kompatibilität erreicht, die sich im 
Stadium des Entwicklungsabbruchs voneinander unter¬ 
scheiden und als Maß für den Verwandtschaftsgrad be¬ 
trachtet werden können: am einen Ende der Kreuzungs- 
reihe stehen Eier, die trot: Insemination des Weibchens 
durch ein Männchen nicht befruchtet werden, am ande¬ 
ren Ende geschlüpfte Imagines, die aber meist steril sind. 
Das erste Kreuzungspaar ist nur entfernt, das zweite sehr 
eng miteinander verwandt. Sollte die Entwicklung im 
Falle einer Befruchtung der Eier bis zum Schlupf der Ima¬ 
gines fortschreiten, so ist das Geschlechterverhälrms in 
der Fl-Generation häufig stark verschoben, meist zu 
Gunsten der Männchen. Sterilität bei hybriden Männ¬ 
chen tritt weitaus häufiger auf als bei hybriden Weibchen 
(Davidson 1964b, Gillies & re Meillon 1968; White 
1971; Ausnahmen s. DAVIDSON & WHITE 1972; 
Davidson 1974: KrrzMiixERet al. 1967). 

Wahrend es im Lahor auch zwischen Männ¬ 
chen und Weibchen verschiedener Zwillingsarten 
gelegentlich zu freiwilliger Kopulation kommt 
(ÜKEREKE 1980), ist dies in der Natur vermutlich 
nur sehr selten der Fall (z. B. WHITE 1971; MaHON 
et al. 1976; Bryan 1979). Mit Hilfe der induzierten 
Kopulation (.forced mating’) kann eine Besamung 
aber auch bei Arten oder Individuen herbeigeführt 
werden, die sich nicht freiwillig paaren (B.AKER et 
al. 1962). Hierbei werden die Genitalien eines an¬ 
ästhesierten Weibchens einem unmittelbar zuvor 
dekapttierten Männchen präsentiert, wodurch bei 
letzterem Kopulation und Befruchtung reflexartig 
ausgelöst werden. 
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Abb. 2: Eitypen mehrerer An. moco/ipewt/s-Zwillingsarten 
(aus: Peus 1942) 


3 Morphologie 

Aus naheliegenden Gründen wurden auch bei Zwil¬ 
lingsarten immer wieder Versuche unternommen, mor¬ 
phologische Kriterien zur Andiagnostik zu finden (White 
1977). Körpergröße. Färbung, Anordnung von Schuppen, 
Ausbildung des Exochonons, Lange. Verteilung und Aus¬ 
sehen bestimmter Setae und Palmhaare, Maxillanndex, 
Größe der Spermatheken u. v. m. wurden aul ihre Eignung 
als Unterscheidungsmerkmale von Imagines, Puppen und 
Larven untersucht (:. B. Bates 1939a; RlRBANIS 1944; 
La\EN 1950/51; Collzzi 1964; ISMAIL &. HaMMöUD 1968; 
Zahar et al. 1970; White & muniss 1972; Reip 1975; 
KorveNKONTIO et al. 1979; GyETZEE 1986; DeRL'AZ et al. 
1991). Während die Variabilität morphologischer Struk¬ 
turen zwischen Zwillingsarten aber per definitionem mini¬ 
mal ist, können intraspezifische Abweichungen zuweilen 
vergleichsweise groß sein (GlLLIES & re MEILLON 1968). 
So können Eigenschaften nicht nur geographisch (REIP 
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1973) und saisonal (temperaturabhängig) variieren (LE 
Sueur & Sharp 1991), sondern auch zwischen Laborko- 
lonien und natürlichen Populationen unterschiedlich sein 
(Chauvet et al. 1969; White &. Muniss 1972). 

Nichtsdestoweniger hat sich die Bestimmung der 
Färbung und Struktur der Eihülle zur Artidentifizierung 
innerhalb des paläarktischen An. moculipennis-Komple- 
xes (Abb. 2) jahrzehntelang als die Methode der Wahl 
erwiesen (Hackett et al. 1932; Bates &. Hackett 1938; 
MOHRIG 1969). Ebenfalls an ihren Eiern, aber nur unter 
Zuhilfenahme eines Elektronenmikroskopes, können 
An. quadrimaculacus- Arten mit relativ hoher Sicherheit 
identifiziert werden (LlNLEY et al. 1993). Die Anzahl der 
Aste bestimmter Palmhaare von Larven und Puppen der 
beiden Zwilllingsarten des An. claviger- Komplexes 
(SCHAFFNER et al. 2001), An. claviger s.str. und An. pe- 
tragnani, scheinen sogar ein absolut sicheres Unterschei¬ 
dungsmerkmal zu sein, wie molekularbiologische Ver¬ 
gleichsuntersuchungen zeigten (KÄMPEN et al. 2003). 

4 Salinitätstoleranz 

Zur Unterscheidung von Süß- und Salzwasserarten 
innerhalb des An. gambioe-Komplexes bediente man sich 
- in Anlehnung an Untersuchungen von MuiRHEAD- 
Thomson (1951) - gelegentlich des Salinitätstoleranz¬ 
tests: LI-Larven wurden für zwei Stunden in Salzwasser 
eingesetzt, das in seinem Salzgehalt etwa 75 % desjenigen 
von reinem Meerwasser entsprach (23,8 g NaCl/1; nach 
Davidson et al. 1967). Ein Großteil der Larven der Süß- 
wasserarten An. gambiae s.str., An. arabiensis und An. qua - 
driannulatus werden durch diese Behandlung getötet, 
während keine oder nur geringe Mortalität bei den Salz¬ 
wasserarten An. merus und An. melas festzustellen ist (DA¬ 
VIDSON et al. 1967). Umgekehrt ist dieser Versuch nicht 
aussagekräftig, da die sogenannten Salzwasserarten eury- 
haline Organismen sind und hohe Salzkonzentrationen 
zwar tolerieren können, aber für ihre Entwicklung nicht 
auf diese angewiesen sind (Coluzzi 1970). So kann An. 
merus im Labor mühelos in Süßwasser gehalten werden 
(Mosha &. Mutero 1982). In Südafrika wurden An. me- 
rus-Larven aber auch im Freiland in eindeutig nicht-salz¬ 
haltigen Gewässern nachgewiesen (COETZEE et al. 1993). 

Obwohl diese Art der Differenzierung keine Rolle 
beim An. mncuüpennis-Komplex spielte, so haben doch 
auch dessen Zwillingsarten eigene, charakteristische Sali¬ 
nitätspräferenzen, die für öko-epidemiologische Betrach¬ 
tungen durchaus relevant sein können (BäTES 1939b). 

5 Zytotaxonomie 

Die Zytogenetik war jahrzehntelang die Standardme¬ 
thode für systematische Studien bei Dipteren und spielte 
eine außerordentlich wichtige Rolle bei der Neubeschrei¬ 
bung von Zwillingsarten sowie der Artidentifizierung 


innerhalb von Anopheles-Artenkomplexen (KITZMILLER 
1967; COLUZZI 1988). Die Zytotaxonomie macht sich die 
Bandenmuster polytäner Riesenchromosomen, die mit 
Orcein angefärbt werden (FRENCH et al. 1962, Hunt 
1973), und in ihnen vorkommender Inversionspolymor¬ 
phismen und anderer genetischer Rearrangements zunut¬ 
ze (Abb. 3). Am besten geeignet für die Herstellung zyto- 
genetischer Präparate von Culiciden sind die Speichel¬ 
drüsenzellen von L4-Larven (COLUZZI & Sabatini 1967) 
oder die Nährzellen der Ovariolen halbgravider Weib¬ 
chen (Christophers Stadium 111) (COLUZZI 1968). Die 
Methode ist höchst zuverlässig und erlaubt aufgrund 
intraspezifischer Inversionen in den Chromosomen 
außerdem eine Differenzierung unterhalb der Artgrenze 
(CoLUZZi et al. 1985; COSTANTIN1 et al. 1999). Hieraus 
können Rückschlüsse über ‘werdende Arten’ gezogen 
werden (An. gambiae s.str. in Mali: Savannen- und Wald¬ 
form, darunter Bissau-, Mopti- und Bamako-Form; Toure 
1989). Von epidemiologischer Bedeutung ist die Mög¬ 
lichkeit, Verhaltensweisen mit Inversionskaryotypen bei 
Mischpopulationen von An. gambiae s.l. korrelieren zu 
können (COLUZZI et al. 1977, 1979; Bryan et al. 1982). 

Ein großer Vorteil der Zytotaxonomie sind der einfa¬ 
che Ausstattungsbedarf und die vergleichsweise niedri¬ 
gen Kosten. Die Methode ist daher prädestiniert für den 
Einsatz im Feld und in Laboratorien wirtschaftlich unter¬ 
entwickelter Länder. Nachteilig ist die Tatsache, dass 
man auf die beiden genannten Entwicklungsstadien an¬ 
gewiesen ist, was häufig dazu führt, dass man im Feld ge¬ 
fangene nüchterne Mückenweibchen im Labor mit Blut 
füttern muss, um das richtige Entwicklungsstadium der 
Ovarien zu erhalten. Bei bereits graviden Weibchen da¬ 
gegen muss die Eiablage abgewartet werden, so dass die 
Nachkommenschaft oder das Muttertier nach erneuter 
Blutmahlzeit untersucht werden kann. 

Während die Zytotaxonomie auch bei der Erforschung 
der nearktischen (KlTZMILLER et al. 1967) sowie der in 
Osteuropa und Asien vorkommenden Populationen der 
paläarktischen Arten (v. A. von An. messeae) des An. ma- 
cidipennis-Komplexes (Stegnm 1987) intensiv eingesetzt 
wurde, wurde sie bei den west- und zentraleuropäischen 
Populationen nach anfänglichen Pionierarbeiten (z. B. 
Frizzi 1947, 1949, 1953) wieder weitgehend vernachläs¬ 
sigt. Dies hängt vermutlich mit einem allgemeinen Nach¬ 
lassen des Interesses an europäischen Stechmücken zu¬ 
sammen, die mit der Ausrottung der Malaria nach der 
Mitte des letzten Jahrhunderts offenbar keine Rolle als 
Krankheitsüberträger mehr spielten. 

Zwillingsarten, die allein auf der Basis polytäner 
Chromosomen beschrieben wurden, nennt man ,Zyto- 
spezies’ (CROSSKEY 1988): Neben An. beldemishevi als 
Vertreter der Gattung Anopheles (STEGNll &. Kabanova 
1978) können als solche z. B. auch sechs Zwillingsarten 
des Simulium damnosum-Komplexes in Westafrika (Vaji- 
ME &. Dunbar 1975) angeführt werden. 
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Abb. 3: polytäne Riesenchromosomen von An. gombiae s.str. (Quelle: AnoBase, http://skonops.imbb.forth.gr/AnoBase/) 


6 Zymotaxonomie 

AYALA &. Pc WELL (1972) schlugen erstmals vor, dass 
Alloiyme (En:yme, die von verschiedenen Allelen des¬ 
selben Genlocus kodiert werden) möglicherweise geeig¬ 
net wären, Zwillingsarten voneinander tu differenzieren. 
Tatsächlich gelang es ihnen, diagnostische Allozyme für 
die Identifizierung von Mitgliedern der Drosophila willi- 
stoni-Artengruppe zu demonstrieren. 



Abb. 4: Gaschromatogramme von drei Zwillingsarten des An. 
cu/ic/fdc/es-Komplexes (aus: Milugan et al. 1986) 


Die Enzymelektrophorese entwickelte sich schnell zu 
einer wichtigen, häufig parallel zur Zytotaxonomie benutz¬ 
ten Methode zur Artidentifizierung in Artenkomplexen 
(:. B. Bullini 1984; CotUZZI 1988). Diese Technik macht 
sich die unterschiedlichen Wanderungsgeschwindigkeiten 
der Enzymproteine in einem elektrischen Feld zunutze, die 
aus deren elektrischer Ladung und MoleküLstruktur resul¬ 
tieren. Hierbei werden Totalhomogenate einzelner Mü¬ 
cken gelelektrophoretisch aufgetrennt, wobei als Träger¬ 
medium Stärke, Zelluloseacetat oder Polyacrylamid ver¬ 
wendet wird (z. B. Steiner & Joslyn 1979; Coetzee et al. 
1993). Die Endposition ausgewählter Enzyme im Gel kann 
durch Behandlung des Gels mit dem spezifischen löslichen 
Substrat, das in Verbindung mit einer Farbreaktion umge¬ 
setzt wird und präzipitiert, sichtbar gemacht «erden (Ma- 
hon et al. 1976; Harris & Hopicinson 1977; Steiner & 
Joslyn 1979; Richarpson et al. 1986). 

Bei der Zymotaxonomie werden variable, aber kor¬ 
respondierende Genloci vergleichend analysiert. Nach 
der Substratfärbung entsteht ein Allozym-spezifisches 
Laufmuster (Zymogramm). Da die Allele eines Genlocus 
in der Regel kodominant sind, können homo- und 
heterozygote Individuen leicht erkannt werden. In der 
Praxis setzt sich ein Zymogramm häufig aus den Produk¬ 
ten zweier oder mehrerer Genloci zusammen, die für En¬ 
zyme mit ähnlichen katalytischen Eigenschaften (Isoen¬ 
zyme) kodieren. Die Laufgeschwindigkeit der Allozyme 
wird angegeben, indem das in den natürlichen Popula¬ 
tionen häufigste und am weitesten verbreitete die Zahl 
,100’ erhält. Die Mobilitäten der anderen Allele 
(Elektromorphe) werden relativ zu diesem bestimmt. 

Aufgrund geographischer Polymorphismen in den 
natürlichen Mückenpopulationen auch innerhalb einer 
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Art (GlLLlES & COETZEE 1987) kann die Zymotaxonomie 
nur nach vorheriger Evaluierung der regionalen Elektro- 
morph-Varianten angewendet werden (MaRCHAND &. 
Mnzava 1985; Hunt & Coetzee 1986a, b; Mnzava &. 
Kilama 1986). Geeignete Genloci müssen daher über 
die Bestimmung von Allelfrequenzen im Rahmen popu¬ 
lationsgenetischer Studien ermittelt werden. Auf der Ba¬ 
sis der Allelfrequenzen können nun biochemische 
Schlüssel zur Identifizierung der fraglichen Zwillingsar¬ 
ten erstellt werden. Die resultierenden spezifischen Zy- 
mogramme können im Idealfail einer einzelnen Moskito¬ 
art zugeordnet werden. Entsprechende Schlüssel sind z. 
B. für den An. gambiae-Komplex (MlLES 1979), für den 
An. maculipennis- und den An. claviger-Komplex (Tab. 3; 
Bullini 1984) sowie für den An. punctuktus-Komplex 
(Foley & Bryan 1993) entwickelt worden. 

Beispiele für häufig verwendete Enzyme sind Super- 
oxiddismutase, Malatdehydrogenase, Phosphoglucomu- 
tase und verschiedene unspezifische Esterasen. 

Ein Nachteil der Zymotaxonomie besteht in der post¬ 
mortalen Behandlung des Untersuchungsmaterials: Um 
den Proteinabbau zu verhindern, müssen die Mücken ent¬ 
weder unmittelbar nach dem Abtöten aufgearbeitet oder 
in Flüssigstickstoff überführt werden (HUNT & COETZEE 
1986b), was insbesondere bei Feldstudien in Afrika pro¬ 
blematisch ist. 

Während unter den blutsaugenden Insekten bislang 
allein aufgrund chemotaxonomischer Kriterien keine 
Zwillingsart (.Zymospezies', CROSSKEY 1988) neu 
beschrieben wurde, war dies z. B. in der Drosophila willi- 
stoni-Gruppe durchaus der Fall (Ayala 1973). Zur Erst¬ 
beschreibung von An. bwambae aus dem An. gambiae- 
Komplex wurden immerhin enzymatische Eigenschaften 
ko-diagniostisch mit Chromosomenmustem herangezo¬ 
gen (White 1985). 

7 Chromatographie kutikulärer 
Kohlenwasserstoffe 

Die Kutikula des Insektenkörpers enthält in ihrem 
äußeren Bereich eine dünne Wachsschicht, die die Flüs¬ 
sigkeitsabgabe über die Körperoberfläche reduziert und so 
das Insekt vor Austrocknung schützt. Wesentliche Be¬ 
standteile (bis zu 75 %) der kutikulären Lipide sind ali¬ 
phatische Kohlenwasserstoffe unterschiedlicher chemi¬ 
scher Struktur (LOCKEY 1980). Es wird angenommen, 
dass sich die Zusammensetzung der kutikulären Kohlen¬ 
wasserstoffe, die auch der chemischen Kommunikation 
dienen (z. B. als Attraktanzien zur Geschlechterfin¬ 
dung), schnell im Laufe der Evolution ändert, um eine 
reproduktive Isolierung zu gewährleisten (ANYANWU et 
al. 1993). 

Mit Hilfe der Gaschromatographie (GC) lassen sich 
aus der Kutikula extrahierte Kohlenwasserstoffe auftren- 


Genlocus 

Elektromorphe 

Spezies 

(1) Mdh-1 

103/103 

98/98 

andere Genotypen 

An. daviger 

An. petragnani 
(2) 

(2) Me 

96/96 

104/104 

andere Genotypen 

An. messeae 

An. atroparvus 
(3) 

(3) Hbdh 

92/100, 92/108, 100/100, 100/108, 108/108 - 

92/92, 92/102 
andere Genotypen 

An. maculipennis 
s.str. 

(4) 

(5) 

(4) Hk-1 

90/90, 90/100, 100/100 

95/95, 95/97, 97/97 

An. melanoon 

An. sacharovi 

(5) Odh 

100/100, 100/106 

95/106, 106/106, 106/109, 109/109 

An. labranchiae 
An. subalpinus 


Tab. 3: Allozym-Bestimmungsschlüssel für die in Italien vorkommenden 
Zwillingsarten des An. maculipennis- und des An. daviger -Komplexes 
(Mdh-1: Malatdehydrogenase 1; Me: Maleinsäure-Enzym; Hbdh: Hydroxy- 
butyrat-dehydrogenase; Hk—1: Hexokinase 1; Odh: Octanoldehydrogenase) 

nen und zur Artbestimmung bei medizinisch wichtigen 
Arthropoden nutzen (Phillips et al. 1986, 1988). Bei 
dieser Methode werden die kutikulären Lipide mit einem 
organischen Lösungsmittel (z. B. Hexan) aus der Wachs¬ 
schicht des Exoskeletts gelöst. Das Extrakt wird auf eine 
Kapillarsäule gegeben und gaschromatographisch aufge¬ 
trennt. Als Resultat entsteht ein Computer-generiertes 
Profil, in dem jede Kohlenwasserstoffverbindung als Kur¬ 
venausschlag erscheint (Abb. 4). Die Lokalisation eines 
Maximums auf der Zeitachse des Chromatogramms dient 
der Identifizierung der Substanz, und die Fläche unter je¬ 
dem Ausschlag ist proportional zu seiner Konzentration 
(Phillips et al. 1988). 

Die gaschromatographische Kohlenwasserstoff-Analy¬ 
se wurde vorwiegend zur Identifizierung von Simuliiden 
(Carlson & Walsh 1981; Phillips et al. 1985; Millest 
1992), Phlebotomen (Ryan et al. 1986; Kamhawi et al. 

1987; Phillips et al. 1987, 1990a) und Anophelen (An- 
YANWU et al. 1993) entwickelt. Gegenstand der Untersu¬ 
chungen in der Gattung Anopheles war i. W. die Differen¬ 
zierung von Zwillingsarten des An. gambiae - (CARLSON & 

Service 1979; Hamilton & Service 1983), des An. culici- 
fades - (Milligan et al. 1986), des An. maculipennis- (Phil¬ 
lips et al. 1990b) sowie des An. mnculatus-Komplexes 
(KlTTAYAPONG et al. 1990). 

Die GC-Analysen der kutikulären Kohlenwasserstof¬ 
fe beschränkten sich weitgehend auf genetisch definier¬ 
tes Labormaterial; im Rahmen umfangreicherer epide¬ 
miologischer Studien kam die Methode kaum zum Ein¬ 
satz. Ergebnisse und Erfahrungen aus Identifi¬ 
zierungsversuchen mit Wildfängen unterschiedlicher 
geographischer Herkunft wären aber erforderlich gewe¬ 
sen, um diese technisch aufwendige Methode konkur¬ 
renzfähig zu machen. Bei ihrer Evaluierung zeigte sich z. 

B., dass ihre Spezifität - je nach Untersuchungskollektiv 
und statistischer Auswertung - nahe an 100 % herange- 
hen (z. B. Ryan et al. 1986), aber auch weniger als 80 % 
erreichen kann (z. B. PHILLIPS et al. 1988). Zu berück- 
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Abb. 5: Autoradiogramm von fünf Zwillingsarten des An. gambiae- 
Komplexes nach Restriktion mit der Endonuklease Hmdlll und Southern 
Blot-Hybridisierung mit der DNA-Sonde pAGr128 (aus: Couins et al. 
1988a) (Spuren 1-4: An. arobiensis', 5-9: An. gambioe s.str.; 10: An. 
quadriannulatus; 11, 12: An. merus; 13, 14: An. melos ) 

sichtigen ist, dass Faktoren, wie Alter, Geschlecht, Er- 
nährungs- und Entwicklungszustand, auch intraspezifisch 
zu Variationen führen können (JACKSON & Bl.OMQLIST 
1976; Phillips et al. 1988). 

8 Weitere Differenzierungsansätze 

Weil die etablierten Methoden zur Identifizierung 
von Anop/ieles-Zwillingsarten nicht ohne Nachteile wa¬ 
ren, gab es vor dem Beginn des molekularbiologischen 
Zeitalters immer wieder Ansätze zur Entwicklung neuer 
biochemischer und zytogenetischer Differenzierungs¬ 
techniken, insbesondere für den An, gambiae-Komplex. 
Einige wurden wegen beschränkter Einsetzbarkeit nicht 
weiter verfolgt. 

8.1 Antikörpertest 

Eine solcher Studien beschäftigte sich mit der Diffe¬ 
renzierung von An. gambioe s.str. und An. arobiensis mit 
Hilfe von Antikörpern. Ma et al. (1990) konnten einen 
polyklonalen Antikörper, der gegen lösliches An. gambuu 
s.str.-Dotterprotein gerichtet war, mittels lmmunoaffi- 
nitats-Chrumatographie soweit reinigen, dass keine 
Kreuzreaktionen mehr mit An. arnbiensis-Antigen auftra¬ 
ten. Der aufgereinigte Antikörper wurde im ELISA (en- 
zyme-linked immunosorbent assay) gegen An. gambuu 
s.str.-Vitellogenin eingesetzt. Der Test kann ausschließ¬ 
lich mit halbgraviden Weibchen durchgeführt werden. 

8.2 Lektin-Bindungseigenschaften 

Durch Versuche an ,Aedes aegypa (PER RONE et al. 
1986) und Tsetsefliegen (OKOLOet al. 1988) aufmerksam 
geworden, testeten MoLYNEUX et al. (1990) Variationen 
in den Bindungseigcnschaften verschiedener FITC (Fluo- 
resceinisothiocyanar(-konjugierter Lektine an Kohlenhy¬ 


drate der Speicheldrusenoberflächen von An gambuu 
s.str.- und An arabtensu-Weibchen. Die Lektine banden 
zwar tatsächlich in unterschiedlichen Mustern an die drei 
Speicheldrusenlappen der beiden An gombwe-Zwillings- 
arten, doch kam es gleichzeitig auch zu Unterschieden 
zwischen artgleichen Muckenstammen verschiedener 
geographischer Herkunft. Vor einem Routineeinsat: die¬ 
ser Methode hätten die Bindungscharaktenstika also für 
jede Population differenziell eruiert werden müssen. 

8.3 Fluoreszenzfärbung von Metaphase- 
Chromosomen 

G.ATT1 et al. (1977) führten lichtmikroskopische 
Untersuchungen an mitotischen Chromosomen von An. 
gambuu s.str. und An. arobiensis durch, die mit dem 
Benzimidazolderivat Floechst 33258 gefärbt worden wa¬ 
ren. Dieser Fluoreszenzfarbstoff färbt AT-reiche DNA 
(WEISBLUM & HaENSSLER 1974). Zuvor waren bei zwei 
Drosop/üla-Zwillingsarten Variationen in den chromoso¬ 
malen Färbungseigenschaften aufgefallen (ELLISON & 
BARR 1971). Nachdem auch GaTTI und Kollegen spezies- 
spezifische Unterschiede in der Lokalisation und Hellig¬ 
keit einiger heterochromatischer Blocke auf den Ge¬ 
schlechtschromosomen in der Metaphase nachweisen 
konnten, äußerten sie die Hoffnung, dass entsprechende 
Merkmale die herkömmliche Zytotaxonomie ergänzen 
könnten, da alle Larvenstadien und auch Puppen für die 
Untersuchung geeignet wären. 

Auf ähnliche Weise, aber nach Anfärbung der Chro¬ 
mosomen mit dem Farbstoff Quinacrine (COMINGS et al. 
1973), konnten MEZZANOTTE & FERRUCCI (1978) An. 
atroparvus und An. labranchuu aus dem An. maculipenms- 
Komplex differenzieren, ln Ermangelung von Polymor¬ 
phismen mit anderen Techniken war diese Art der 
Karyotyop-Analyse beim südostasiatischen An. baLiba- 
censis-Komplex (BaIMAI et al. 1981; WlBOWO et al. 
1984) vor der Verfügbarkeit geeigneter molekularbiologi¬ 
scher Techniken sogar die einzige Methode der Artiden¬ 
tifizierung. 


9 DNA-Hybridisierung 

Nachdem DNA-Sonden schon geraume Zeit in der 
Forschung und der Diagnostik eingesetzt worden waren, 
um virale, bakterielle und parasitäre Pathogene im Men¬ 
schen oder im Überträger nachzuweisen (z. B. Born- 
KAMM et al. 1983; B.ARKER 1990; En’GLEBERG <k EISEN¬ 
STEIN 1992), wurden sie Ende der 1980er Jahre auch zur 
Differenzierung von Vektoren vieler Krankheitserreger 
von ihren vektorinkompetenten Zwillingsarten einge¬ 
setzt (z. B. Post 1985; Cramfton et al. 1987; Post &. 
Crampton 1988; Cockburn 1990; Aeiamson et al. 
1991; Booth et al. 1991; CcxiPER et al. 1991; Ready et 
al. 1991; H.ARTAS et al. 1992; BEERE et al. 1994). Von vie¬ 
len möglichen Ansätzen sollen hier beispielhaft zwei 
richtungsweisende Varianten zur Identifizierung der 
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Zwillingsarten Jes An. gambtoe-KompIexes vorgestellt 
werden, von denen die eine vor der Sonden-Hybridisie- 
rung eine Aufbereitung der DNA erfordert. 

9.1 RFLP-Methode/Southern Blot- 
Hybridisierung 

Am CDC in Atlanta, USA. entwickelte die Arbeits¬ 
gruppe um CoLUNS in den 1980er Jahren DNA-Sonden, 
die spezies-spezifische Polymorphismen in der Lange von 
Restriktionsfragmenten (RFLPs = restriction fragment 
length polymorphisms) in der ribosomalen DNA der An. 
gomiräe-Zwillingsarten aufdecken (Abb. 5; CoLtlNS et al. 
1987, 1988a). Die Sonden sind hochspezifisch und so¬ 
wohl der klassischen Zytotaxonomie als auch der 
Isoenzymelektrophorese bezüglich der Spezifität mindes- 
teas ebenbürtig (CoLLINS et al. 1988b, c). Die Hybridi¬ 
sierungstechnik kann auf alle Entwicklungsstadien ange¬ 
wendet werden und erfordert keine besondere Fixie¬ 
rungsmethode. Für die Untersuchung größerer Mengen 
von Moskitos oder die Anwendung im Feld ist sie jedoch 
nur begrenzt brauchbar: die DNA jeder einzelnen Mücke 
muss isoliert, mit einer Restriktionsendonuklease 
geschnitten, gelelektrophoretisch aufgearbeitet, per Sou- 
them-Blot auf eine Filtermembran übertragen und mit 
der entsprechenden Sonde hybridisiert werden. 

9.2 Squash Blot-/Dot Blot-Hybridisierung 

CraMFTON und Mitarbeiter (Liverpool School of 
Tropical Medicine, England) erarbeiteten etwa zur selben 
Zeit ein System aus mehreren DNA-Sonden, die in 
Verbindung mit der schnellen Squash Blot-Techmk 
(TcHEN et al. 1985) zum Einsatz kommen sollte. Hierbei 
wird das Mückengewebe direkt auf dem Hybridisierungs- 
filter zerquetscht und fixiert (GaLE & CRAMPTON 1987a, 
b; 1988; HlLL et al. 1991a, b. 1992). Die Sonden dieses 
Systems sind jedoch nicht so spezifisch, dass sie nur mit 
einer der Zwillingsarten reagieren. Die verschiedenen 
Arten besitzen allerdings eine unterschiedliche 'copy 
numher’ der Zielsequenz im Genom, was in Intensitäts¬ 
unterschieden der Detektionssignale zum Ausdruck 
kommt. Um eine Mücke bestimmen zu können, benötigt 
man immer das Ergebnis aus Hybridisierungsversuchen 
mit drei verschiedenen Sonden, so dass das Filter mehr¬ 
fach sauber gewaschen und rehybridtsiert werden muss. 

Ein weiterer Nachteil dieses Systems war zunächst 
die Tatsache, dass die An. arabiensis-spezifische Sonde ge- 
schlechtsspezifisch für Männchen war. Weibchen konn¬ 
ten nur dann identifiziert werden, wenn sie befruchtet 
waren und Spermien im Receptaculum semims trugen 
(GaLE & CRAMfTON 1988). Erst später kam es zur Ent¬ 
wicklung einer weiteren DNA-Sonde, die auch zwischen 
weiblicher DNA von An. gaminne s.str. und An. arabien- 
sis unterscheiden konnte (HlLL & CRAMPTON 1994a). 

ln Asien wurde eine Dot Blot-Variante zur Differen¬ 
zierung der Zwillingsarten des An. dirus-Komplexes enr- 



Abb. 6: Autoradiogramm von vier Zwillingsarten des An. dirus- 
Komplexes nach Dot Blot-Hybridisierung mit der Spezies D-spezifischen 
DNA-Sonde pMU-D76 (aus: Panyim et al. 1988) (obere Reihe: 1/60, 
untere Reihe: 1/150 der Mücken-DNA) 

wickelt, bei der nicht die Mücken direkt, sondern zuvor 
homogenisiertes Gewebe zwecks Hybridisierung mit spe¬ 
zies-spezifischen Sonden auf ein Filter aufgetragen wird 
(Abb. 6; Panyim et al. 1988; Audtho et al. 1995). 

10 Polymerase-Kettenreaktion 

Vor einem guten Jahrzehnt wurde die Polymerase- 
Kettenreaktion (PCR) in systematischen Studien einge¬ 
führt und wird seitdem auch zur Identifizierung von 
Zwillingsarten verwendet. Insbesondere Artenkomplexe 
werden molekularbiologisch aufgearbeitet, hierunter 
zahlreiche innerhalb der Gattung Anopheles: die afrikani¬ 
schen An. gambux- (Abb. 7; SCOTT et al. 1993; TCWN- 
SON & Onapa 1994) und An. /unestws-Komplexe (Koe- 
KE.MOER et al. 2002), die nordamerikanischen An. quadri- 
maculatus- (CORNEL et al. 1996) und An. maculipennis- 
Komplexe (Porter & COLLINS 1991), die asiatischen 
An. dirus- und An. /luunrilis-Komplexe (Walton et al. 

1999; ManONMANI et al. 2001), der südwestpazifische 
An. punctuktus-Komplex (BEERE & SAUL 1995) sowie die 
europäischen An. macuhpennis- (Abb. 8; PROFT et al. 

1999, Kämpen 2004b) und An. ckmgeT-Komplexe (Käm¬ 
pen et al. 2003). 

All diese Testverfahren basieren auf interspezifischen 
Unterschieden in den Nukleotidabfolgen der ribosoma- 
len Moskito-DNA (rDNA), insbesondere der ITS2 
(internal rranscribed spacer 2)-Regionen (Abb. 9; COL- 
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Abb. 7: spezies-spezifische PCR für fünf 
Zwillingsarten des An. gambiae- Komplexes (Spur 1: 
100 bp-langenstandard; 2: An. quodriannulatus ; 3: 
An. arabiensis; 4: An. gambiae s.str.; 5: An. melas ; 6: 
An. merus ) 


Abb. 8: spezies-spezifische PCR für sieben 
Zwillingsarten des paläarktischen An. maculipennis- 
Komplexes (Spur 1: An. beklemishevi; 2: An. 
moculipennisi.str.; 3: An. lobronchiae ; 4: An. 
messeae; 5: An. melanoon; 6: An. sochorovi; 7: An. 
atroporvus; 8: 100 bp-Längenstandard) 


LINS & PASKEWITZ 1996). Wahrend die kodierenden Re¬ 
gionen der rDNA aus evolutionärem Blickwinkel näm¬ 
lich hoch konserviert und wenig variabel sind, weisen die 
Spacer-Regionen auch zwischen nah verwandten Arten 
signifikante Sequenzunterschiede auf (Hll.1 & CraMP- 
TON 1994b; Paskewitz & COLLINS 1997). Diese können 
unter :u Hilfenahme der PCR. eines gattungsspezifischen 
Universalprimers und verschiedenen spezies-spezifischen 
Startermolekülen genutzt werden, um DNA-Fragmente 
artcharakteristischer Lange herzustellen, die auf einem 
mit Ethidiumbromid gefärbten Agarosegel leicht erkannt 
und der jeweiligen Moskitoart zugeordnet werden kön¬ 
nen. Kleinste Mückenteile, wie :. B. ein Bruchstück ei¬ 
nes Beines, reichen für die DNA-Extraktion aus, so dass 
die Mücke für weitere Versuche verfügbar bleibt und so¬ 


gar am Leben gelassen werden kann 
(Kämpen et al. 1995). Steht etwas 
mehr Gewebe zur Verfügung (zwei bis 
drei Abdominal- oder Thorakalseg¬ 
mente), so ist nicht einmal eine rich¬ 
tige DNA-Extraktion erforderlich. Ls 
reicht, das Gewebe in Wasser grob zu 
zermahlen und kurz aufzukochen, um 
genügend DNA freizusetzen (PROFT 
et al. 1999; Kämpen 2004b). 

Im Idealfall kann zur Identifizie¬ 
rung einer gegebenen DNA eine 
Multiplex-PCR durchgeführt werden. 
Neben dem Universalprimer werden 
alle spe 2 ies-spezifischen Primer in ei¬ 
nen Reaktionsansatz gegeben. Da 
letztere i. A. derart konstruiert sind, 
dass eine Kreuzhybridisiemng mit 
DNA der Zwillingsarten ausgeschlos¬ 
sen ist, reagiert jeweils nur ein Primer 
und ist zusammen mit dem Universal¬ 
primer für die Bildung des spezies-spe¬ 
zifischen PCR-Produkres verantwort¬ 
lich. Multiplex-PCRs wurden für den 
An okluger-Komplex (zwei spezies- 
spezifische Primer; KÄMPEN et al. 

2003), den An. /unestus-Komplex 
(fünf spezies-spezifische Primer; KOEKEMOER et al. 2002), 
den An. gambiae-Komplex (fünf spezies-spezifische Pri¬ 
mer; Scott et al. 1993; Townson & Onapa 1994) und 
den An. maculipennis-Komplex (sieben spezies-spezifi¬ 
sche Primer; Proet et al. 1999, Kämpen 2004b) entwi¬ 
ckelt. 

Ungeachtet der immensen Vorteile der PCR-Dia- 
gnostik sollte das Untersuchungsmaterial vor der DNA- 
Amplifikation unbedingt auf klassische Weise mir der 
Stereolupe bis zum Artenkomplex bestimmt werden. Bei 
der Spezifitätstestung von PCR-Primem, die die Zwil¬ 
lingsarten des An. clmiger-Komplexes differenzieren still¬ 
ten, kam es nämlich zu einer Überraschung (K.AMPEN et 
al. 2003); Nachdem der An. petragnani-spezifische Primer 
mit DNA zahlreicher Culex-, Aedes-, Ochlerotatus- sowie 



Abb. 9: Aufbau der ribosomalen Moskito-DNA (28S, 18S. 5.8S: für rDNA kodierende Gene; IGS: intergenic spacer; ITSl, (TS2: 
internal transcribed spacer; ETS: external transcribed spacer) 
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nicht :um An. davigeT-Komplex gehörender Anopheles- 
Arten keine KreuzhybridLsierungen :eigte, bildete er - 
zusammen mit dem Universalprimer - in einer Multi- 
plex-PCR mit DNA von An. beklemisheii ein Amplifikat, 
das nur :ehn Basenpaarc kurier als das An. clanger s.srr- 
spczifische und daher auf dem Agarosegel kaum davon zu 
unterscheiden war (Abb. 10). 

Eine weitere für systematische Studien einsetzbare 
Variante der PCR ist die RAPD (random amplified poly- 
morphic DNA)-PCR. bei der ein einzelner, kurzer Primer 
unspezifisch an zahlreiche Bindungsstellen beider Stran¬ 
ge der DNA-Matrtze hybridisieren und eine DNA-Am- 
plifikation in Vorwärts- und Ruckwartsrichtung initiie¬ 
ren soll. Als Reaktionsprodukte entstehen multiple Am- 
pltfikate, die idealerwei.se nach elektrophoretischer Auf¬ 
trennung ein spezies-spezifisches Bandenmuster bilden. 
RAPD-Banden spiegeln einen hohen Grad an Polymor¬ 
phismus wider (Williams et al. 1990) und scheinen da¬ 
her insbesondere im Rahmen populationsgenetischer 
Studien geeignet, als Marker unterhalb der Artgrenze zu 
dienen (:. B. BaLLINGER-CraRTREE et al. 1992; K.AMB- 
HAMPATI et al. 1992; Favia et al. 1994). In der Praxis ist 
die RAPD-PCR wegen mangelnder Reproduzierbarkeit 
jedoch mit Vorsicht anzuwenden (Black 1993): selbst 
kräftige Banden im Gel treten nicht bei jeder Amplitika- 
tionsreaktion in Erscheinung, und RAPD-PCR-Produkt- 
profile können unter vermeintlich gleichen Reaktions¬ 
bedingungen in verschiedenen Laboratorien anders aus- 
fallen (CRAMPTON 1994). 

11 Ausblick 

Die Zunahme Vektor-assoziierter Infektionskrank¬ 
heiten als Folge der fortschreitenden Globalisierung, 
möglicherweise auch von Umwelt- und Klimaverände¬ 
rungen (MaIER 2002), zeigt, dass die Ver- und Ausbrei¬ 
tung von Culiciden und anderen potenziellen Vektoren 
zukünftig mehr denn )e auch tn nicht-tropischen Gebie¬ 
ten beobachtet werden muss. Wie die Beispiele .Pferde¬ 
pest-Virus’ (Mellor iSc Leake 2000) und Aedes alboptc- 
tus' (KnüLISEN et al. 1996) aas den vergangenen Jahren 
zeigen, ist die Einschleppung nach und Etablierung in 
Zentraleuropa sowohl für Pathogene als auch tiir poten¬ 
zielle Krankheitsüberträger möglich. 

Da die Identifizierung von Vektoren und Zwillingsar¬ 
ten mittlerweile auf dem Niveau der Nukleotidsequenz 
angelangt ist, die genaueste Informationen zum Orga¬ 
nismus liefert, kann zukünftig nicht mit fundamental 
neuen Differenzierungsmethoden gerechnet werden. 
Durch methodische Weiterentwicklungen und Vereinfa¬ 
chungen werden vermutlich effizientere PCR-Varianten 
entwickelt werden, die einen schnelleren und größeren 
Probendurchsatz erlauben. Möglicherweise werden ande¬ 
re, besser geeignete DNA-Regionen für die Durchfüh- 
ning solcher Tests gefunden werden. Wenn nicht wirt¬ 



Abb. 10: Spezifitätstestung der 
diagnostischen PCR-Primer für die 
beiden Zwillingsarten des An. 
cloviger- Komplexes (Spur 1: lOObp- 
Längenstandard; 2: An. 
beklemishevt-DNA + An. petra- 
gnani- spezifischer PCR-Primer; 

3: An. beklemishevi- DNA + An. 
clovigtr s.str.-spezifischer Primer; 

4; An. petrognani-DNA + An. 
petragnani-spezifischer Primer; 

5: An. cloviger s.str.-DNA + An. 
cloviger s.str.-spezifischer Primer) 


schaftliche Interessen im Wege stünden, wären auch 
Schnellkits zur Differenzierung von Zwillingsarten denk¬ 


bar. 


Nichtsdestoweniger kann auch jetzt schon die Art¬ 
identifizierung mit Hilfe der molekularbiologischen 
Techniken mit großer Effizienz durchgeführt werden. 
Während die diagnostischen PCR-Tests aber auch von 
ungeschultem Personal schnell erlernt werden können, 
werden Entomologen mit detaillierten Kenntnissen zur 
Biologie und Ökologie der Vektoren benötigt, um bei de¬ 
ren Überwachung und Kontrolle mitzuwirken. Vektor- 
kontrollmaßnahmen als Bestandteil der Bekämpfung von 
Krankheiten, die durch Arthropoden übertragen werden, 
geben logischerweise nur dort einen Sinn, wo der Vektor 
auch vorkommt, und die Strategie der Maßnahmen muss 
sich nach den biologischen Eigenheiten der jeweiligen 
Vektorspezies richten. Die Aufmerksamkeit sollte aber 
nicht nur der Verbreitung von Vektoren gelten, sondern 
auch popopulationsgenetische Untersuchungen einbe¬ 
ziehen: Nicht nur Arten können sich ausbreiten, son¬ 
dern auch genetisch verankerte Eigenschaften, wie 
lnsektizidresistenz oder Vektorkompetenz, zwischen ver¬ 
schiedenen Populationen einer Art. 
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12 Zusammenfassung 

Trat- des Fehlens morphologischer Unterschiede können sich 
Zwillingsarten in ihren Verhaltensweisen, ökologischen Ansprü¬ 
chen und Vektorkompeten-en erheblich voneinander unter¬ 
scheiden. Gerade Malariaüberträger gehören häufig neben 
Nichtvektoren zu Artenkomplexen, und die Gattung Anopheles 
war es, die wegen des Phänomens des .Anopheiismus sine mala- 
ria’ überhaupt erst auf die Existent von Zwillingsarten aufmerk¬ 
sam machte. Eine korrekte Artidentifizierung ist daher für eine 
Vektorbekämpfung von essenzieller Bedeutung. Uber Jahrzehnte 
wurde an Methoden gearbeitet, mit deren Hilfe man Vektoren 
möglichst sicher, schnell und mit wenig Arbeitsaufwand von ih¬ 
ren vekorinkompetenten Zwillingsarten differenzieren konnte. In 
dieser Übersicht werden die wichtigsten Ansätze zur Identifizie¬ 
rung von Anop/ie/es-Zwillingsarten präsentiert, angefangen bei 
klassischen Kreuzungsexperimenten über die .Zytotaxonomie’ 
und die .Zymotaxonomie’, die lange Zeit als die Standardmetho¬ 
den galten, bis hin zu modernen molekularbiologischen Techni¬ 
ken. Aufgrund ihrer historischen Bedeutung für die Zwillingsar¬ 
tenforschung und ihrer Relevanz für die Malaria in Europa und 
Afrika erhalten der An. maculipennis- und der An. gambiae-Kom- 
plex besondere Gewichtung. 
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